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Chapter 6 




are presented;  in  the proposed design DNA has a dual  role:  it acts as a  scaffold  for 
catalyst assembly and as a tool to control the position of the catalyst and to fine‐tune 
the  reactivity  in a  chemical  reaction  conducted  in a micellar medium.  In order  to do 
that, we used hybridization of specific DNA sequences, complementary to each other, 
















In  the  living cell a wide variety of different chemical  reactions  take place with 
high efficiency and specificity. Sometimes,  these  reactions are coupled  in  time 
and  space  (e.g.  cascade  reactions)  in  such  a  way  that  the  products  of  one 
reaction act as substrate/catalyst of the subsequent one. However, many of the 
transformations occurring are chemically  incompatible; yet, nature manages to 
ensure  the  integrity  of  the  individual  synthetic  pathways  and  to  realize  the 
coupling  of  the  different  processes  and  the  tuning  of  products  (Figure  1,  a). 
Among  the several approaches adopted by nature, one of  the most  important 
ones  is  compartmentalization:  by  spatially  separating  incompatible  processes 
and  by  regulating  the  flux  of molecules  in  and  out  of  the microenvironment, 
they  can  take  place  simultaneously without  interfering with  each  other.  The 












complex  medium  that  is  the  cell,  many  efforts  have  been  done  to  couple 
reactions in time and space by designing confined reaction environments where 
the  conversion(s)  could  take  place.[1]  To  create  such  reactors,  early  attempts 






binding  cavities  such  as  cyclodextrins  (CDs),[2‐6]  cyclocholates,[7]  calixarenes[8] 
and  other  concave  binding  sites.[9]  These  cavities,  which  are  capable  of 
recognizing/binding  substrates,  are  located  in  proximity  of  a  catalytic  center/ 




The  development  of  more  accessible  systems  demanded  a  supramolecular 
approach, that is the multicomponent self‐assembly of small molecular comple‐
mentary  building  blocks.  A  key  example  is  represented  by  the  ‘molecular 
softball’  reported  by  Rebek  as  nanoreactor  for  bimolecular  reactions,  which 
allowed  for  rate  acceleration  and  selective  formation  of  the  products.[10]  In 
most cases, the enclosed cavities of this type of reactors were formed reversibly 
by  non‐covalent  interactions  and  the  encapsulation  process  of  the  substrates 
was driven by the size and shape complementarity of the guest in the host. Not 
only  hydrogen‐bonding  motifs,  but  also  the  interaction  between  ligand  and 
metal centers can be used  in the building blocks to construct reactors: several 
groups  have  built  cage‐like  architectures  by multicomponent  transition metal 
mediated  self‐assembly.[11] Virus,  and other protein  capsids or polymersomes, 
that  can  be  prepared,  analogous  to  amphiphilic  phospholipids  of  the  cell 
membrane,  from  macromolecular  amphiphiles  molecule  (block  copolymers) 
building  blocks,  can  be  envisioned  as  well  to  achieve  spatial  separation  of 
chemical  moieties.[1,12,13]  Even  relatively  simple  systems,  like  micelles  and 
vesicles,  can  be  useful  for  this  purpose.[1]  Although  micelles  are  not  well‐
shaped/defined systems compared to self‐assembled capsules or vesicles, they 
can be used as nanoreactors. An example, discussed  in the previous chapter,  is 




reactions  such  as  allylation, Mannich‐type,  aldol  and Diels‐Alder  reactions.[15] 
The  difference  in  polarity  between  the  hydrophobic  core  and  the  hydrophilic 
surface of  the micellar aggregate allowed  for  solubilization of polar/non‐polar 
substrates from the aqueous phase leading to reduction or increase of the rate 




reaction  has  been  ascribed  to  the  stabilization  of  the  transition  state  of  the 
reaction as a consequence of a favourable  interaction with the surfactant, to a 
combined effect charge‐polarity‐microviscosity  inside the micellar aggregate[17] 
or  to  the  increased  local  concentration  of  the  reactants  at  the  micellar 
surface.[1] An example where the rate enhancement  is due to the ability of the 
micelles  to  bring  reaction  partners  together  causing  them  to  react  in  a  small 
reaction  volume,  was  reported  by  Engberts  and  Otto:[18]  Cu(DS)2  micelles 
provided  a  confined  reaction  environment  which  caused  a  1.8  million  fold 
acceleration compared to the uncatalyzed reaction for the Diels‐Alder reaction 
between aza‐chalcone and cyclopentadiene in water.  
However,  in  order  to  create  an  efficient  bio‐inspired  catalytic  system,  simply 
creating  compartments  is  not  sufficient:  the  reactants  not  only  need  to  be 
separated, but also to be positioned at a specific time in specific sites within the 
cell. Hence,  the predictable and programmable positioning of  the catalyst and 
reactants  in or with respect to these compartments  is an  important goal. DNA‐
based amphiphilic molecules  (surfactants)  that can be anchored  to micelles or 
vesicles, are ideal for this purpose.  
DNA‐based  surfactants consist of a  long hydrophobic moiety  (tail) and a  short 
DNA strand as the polar headgroup.[19‐30] Mainly, these have been  investigated 
as  anti‐sense  oligonucleotides, where  the  hydrophobic  tail  acts  as molecular 
recognition  agent  in  the  adhesion  event  to  the  living  cell  or  micellar‐like 
systems  [21,22,26]  or  they  have  been  used  to  stabilize  either  duplex  or  triplex 
strand formation[23,24,28] or to functionalize fluid surfaces.[20]  
Recently,  several  examples  of  anchoring  single  and  double  stranded DNAs  to 
vesicular surface, via cholesterol or multiple  lipid chains, were reported.[30‐32] A 
single  lipid  modified  DNA  was  used  to  create  DNA‐functionalized  reverse 
micelles  for  sequence‐selective  extraction  of  DNA.[33]  Finally,  DNA‐block 
copolymer micelles  have  been  employed  in  DNA‐templated  synthesis[34]  and 
drug delivery (Figure 2).[35,36]  
Using  the  simple  rules of Watson‐Crick base pairing,  the DNA head  groups of 
the  DNA‐amphiphilic molecules  can  be  used  to  bind  other  DNA  strands with 
complementary  sequence  and  properly  functionalized  with  a  catalyst.  This 







Figure  2. Members  of  the  family  of  amphiphilic  oligonucleotides:  a)  ON1‐TEG‐Chol 
(cholesteryl‐tetraethylenglycol ss‐18mer‐oligonucleotide) for  insertion  into  lipidic sur‐


















first design DNA  is proposed  to act as a scaffold  for catalyst assembly;  later  in 





6.2 A DNA-based micellar catalytic system 
 6.2.1 Enantioselective catalysis 
 
The  increasing  importance  of  catalysis  in  water  has  fuelled  interest  in  the 
application  of  micelles,  since  they  can  potentially  be  used  to  overcome 




the  Diels‐Alder  reaction  between  aza‐chalcone  and  cyclopentadiene  an 
enhancement  up  to  106  fold  was  observed  in  presence  of  micelles  of  Cu2+ 
dodecylsulfate  (Cu(DS)2)  compared  to  the  uncatalyzed  reaction.[18]  Recently, 
even stronger effects of the micelles of SDS on the reaction rate were found by 
our group in the CuII‐catalyzed Friedel‐Crafts alkylation.[37]  
On  the other hand  the  introduction of  the  concept of DNA‐based asymmetric 
catalysis has been proven really versatile, leading to high enantioselectivity and 
selectivity  in  a  wide  range  of  CuII‐catalyzed  reactions.[38]  The  initial  supra‐
molecular  approach was  based  on  the  non‐covalent  anchoring  of  the  copper 
bound  catalyst  to  the  double  helix  of  DNA.  In  an  alternative  approach,  the 
covalent  anchoring  of  the  catalyst  to  a  modified  DNA  oligomer[39]  and  the 
subsequent  assembly  by  hybridization  with  a  second  and  a  third  oligonu‐
cleotide strand (one of them acting as a template to bring the system together) 
allowed  for precise positioning of  the metal complex and, hence, control over 
the  structure and  geometry of  the  catalytic  site  (Scheme 2). Also,  the  second 
coordination  sphere  around  the metal  centre  could  be  optimized  readily  by 
exchange of the unfunctionalized modules. 
Inspired by  these phenomena,  the research  initially aimed at using DNA‐based 



















































However,  in  this approach  the  catalyst  is not expected  to be  close enough  to 
the  surface  to  be  able  to  interact with  the  substrates.  Therefore  the  design 




attached  twelve  carbon  lipid  tail  (ON‐B)  and  a  template  strand  that  had  a 
sequence  complementary  to  both  (ON‐C).  After  hybridization,  both  the  CuII 
complex  and  the  hydrophobic  tail  were  located  at  the  interface  of  the 
oligonucleotides. The tail ensured the  interaction with the SDS micelle and the 
covalent  linkage  ensured  that  the  copper  complex  was  located  at  a 
predetermined site that is the micellar surface.  



















The  sequences of  the  three oligonucleotides were  selected based on previous 
observations:[39] in the CuII‐catalyzed Diels‐Alder reaction, using System I (X = 3) 
(Scheme 4), an ee up to 93% was obtained after 3 days  (Table 1, entry 2). The 
sequence  of  the  oligonucleotides  had  been  demonstrated  to  affect  the  ee 
significantly  and  the  three  bases  closest  to  the  copper  complex  were 
demonstrated to be critical for the ee observed (GTA and TAC in the template). 





after one day:  in the presence of SDS an  increase  in conversion was observed, 
accompanied by a significant drop in ee (entry 3). By functionalyzing one of the 
oligonucleotide strands with a chain of  twelve carbons and  in  the presence of 
SDS,  a  further  decrease  of  enantioselectivity  was  observed  but  a  similar 
conversion value was detected after 1 day (entry 4). Using a construct (System 
III)  which  differs  from  System  I  and  II  in  the  DNA  sequence  of  the 







System I ON-A: 3'-GTTCCAGTCTGTACAG-(CH2)X
ON-B: GTAATGCTTAAGCGAG-5'
ON-C: 5'-CAAGGTCAGACATGTCCATTACGAATTCGCTC -3'
System II ON-A: 3'-GTTCCAGTCTGTACAG-(CH2)X
ON-B: CH3-(CH2)11-O-3'-GTAATGCTTAAGCGAG-5'
ON-C: 5'-CAAGGTCAGACATGTCCATTACGAATTCGCTC -3'




















drop  in  enantioselectivity  and  the  presence  of  the  lipid  chain‐modified 
oligonucleotide  did  not  seem  to  provide  further  acceleration.  Moreover,  a 
further  decrease  in  ee  was  observed.  Probably  the  electrostatic  repulsion 
between  the  sulfate  groups of  SDS  and  the negatively  charged DNA,  affected 










entry  System  linker  conversion (%)[b]  ee (%)[b] 
1      I [c]  X = 6  65  89 (+) 
2      I [c]  X = 3  71  93 (+) 
3  I  X = 3  90  69 (+) 
4   II  X = 3  80   32 (+) 






6.2.2 New design: control over the activity of the DNA-based    
system by positioning of the catalyst at specific sites. 
An  interesting  aspect  of  DNA‐based  surfactants  is  that  they  can  interact  with 
micellar aggregates  formed by other  surfactant molecules, via  their hydrophobic 
moiety. Upon hybridization of the lipid chain‐functionalized oligonucleotide with a 





in which  the catalysis of a metal catalyzed  reaction could be  tuned or,  ideally, 
















bipyridine  ligand  (bpy)  at  the  5’  or  3’  terminal  phosphate moieties  (ON‐1),  and 




the  alkyl  chain  or  at  the  other  terminus,  far  away  from  it.  By  combining  the 
oligonucleotide ON‐2 with another surfactant molecule ‐ in the present case, SDS ‐ 
at the concentration where the latter starts aggregating, the catalytically active CuII 
complex  can  be  positioned  either  at/near  the micellar  surface  or  further  away 
from  it.  Based  on  its  location,  the  active  copper  metal  center  is  expected  to 
catalyze more or less efficiently the reaction.  
In  case of  the CuII‐catalyzed Diels‐Alder  reaction between aza‐chalcone  (1a) and 
cyclopentadiene  (2), a higher reactivity was observed  in  the presence of micellar 
aggregates, which was explained by  the high  local  concentration of  the  reaction 
partners at the Stern region (region at the interface between the non‐polar interior 
of the surfactant and the aqueous exterior, which contains the head group and a 
variable  fraction  of  counterions) where  also  the metal  ion would  be  located.[18] 
Hence, one would expect that, by controlling of the distance of the CuII‐catalyst 





is  likely  that  the  reaction  would  proceed  faster  compared  to  the  opposite 













average  distance  of  the  copper  ion  with  respect  to  the  surface  of  the  SDS 
aggregate  will  be  dependent  on  the  length  of  the  DNA  strands.  Ideally,  this 
distance  would  be  ˜3.3  Å  per  base  pair  in  case  of  a  B‐DNA  structure;[40] 
obviously, micelles  are  not  ideal  spheres  but  disordered  dynamic  aggregates, 
constantly disintegrating and reforming, which means that the average distance 
for DNA‐catalyst moiety will deviate  from  this  ideal value. Since a 16‐mer was 









6.3 Effect of the design of the DNA-based catalytic system on 
the rate of the CuII-catalyzed Diels-Alder and Friedel-Crafts 
reactions 
A  synthetic  oligonucleotide  (16‐mer)  with  a  defined  sequence  was 
functionalized, according to known procedures,[39] with a ligand (2,2’‐bipyridine 
(bipy)) at  the 5’ or 3’  terminal phosphate moieties  (ON‐1). The  functionalized 
oligonucleotide  ON‐1  was  obtained  in  80%  yield  after  purification  by  size 
exclusion chromatography  (see Experimental Part) and  it was characterized by 
Maldi‐TOF mass  spectrometry  and  reversed  phase‐HPLC  (rp‐HPLC).  A  second 





that  it  would  point  towards  the  hydrophobic  chain  of  the  complementary 
oligonucleotide  (that  is  towards  the micellar  surface).  In  the other design,  the 
ligand was attached at the 5’ terminus of the oligonucleotide ON‐1. In this case, 
in  the presence of SDS and after hybridization with  the oligonucleotide ON‐2, 




constructs  were  used  on  a  scale  of  0.04  micromol  in  the  presence  of  a 
concentration  of  SDS  above  its  cmc;  the  products  were  analyzed,  after 
extraction,  by  normal  phase‐HPLC  (np‐HPLC;  ODH  98:2);  the  retention  times 
corresponded to those of the Diels‐Alder adducts.[39] No enantioselectivity was 
observed, which was expected  for a  construct where  the  catalyst  is placed at 
the terminus of the DNA helix. However, a small but encouraging difference  in 
conversion  between  the  two  constructs was  observed:  for  the  system where 




found;  for  the  second design,  in which  the  copper  complex was placed at  the 






          
 
As next step, a kinetic study was performed  to determine  to which extent  the 




(Chapter  2).  Firstly,  the  reaction  in  the  presence  of  the  oligo  ON‐4  (without 
ligand covalently attached), the lipid chain‐functionalized oligonucleotide ON‐2, 
SDS and Cu(NO3)2 was analyzed:  it was found that the reaction was two orders 
of magnitude  faster  (Table 2, entry 1)  than  the  reaction  in which SDS was not 
present (entry 2). Hence, the presence of the DNA‐amphiphilic surfactant does 
not affect the acceleration expected for the Diels‐Alder reaction in the presence 









likely  that  the  reaction  is not significantly affected by  the presence of  the SDS 
aggregate. In contrast, when the catalyst is pointing towards the surface of the 
micellar  aggregate,  the  hydrophobicity  of  the  environment  would  force 
eventually the substrates to stay  in close contact,  in a  limited reaction volume 
(at  the  Stern  region)  so  that  they  could be  reached  easily by  the  catalyst. As 




Figure 5. UV‐Vis  traces  for  the CuII‐catalyzed Diels‐Alder  reaction  in  the presence of 
ON‐1/ON‐2/SDS. 
 
The  traces  refer  to  the  conversion  to  the  product  after  the  first  2  h  of  reaction. 
Completion  is  reached after  longer  reaction  times  (7 h  for  reaction a). Line a = 3’‐
coupled ON‐1/ON‐2/ SDS 8 mM; line b = 5’‐coupled ON‐1/ON‐2/ SDS 8 mM. 
 
The  lack of  the  lipid  chain  in  the oligonucleotide ON‐3  (entry  7)  led  to  a  kapp 




5).  These  data  together  suggest  that  in  this  system  (coupled‐ON1/ON2),  the 
presence  of  SDS  does  not  lead  necessarily  to  acceleration  of  the  reaction  in 
itself (see entries 3, 5, 8) but it acts mainly as a handle for the positioning of the 





the catalysis of  the  reaction  in  the presence of all components  is mediated by 
the  ligand bound  copper attached  to  the oligonucleotide and not by  the Cu2+ 
ions  exchanging with  the Na+  ions  at  the  surfactant  head  group  shell  (in  this 
case usually a significant acceleration is detected (entry 1)). 
The observed differences  in  reactivity are promising. By modifying  the design, 















entry oligonucleotide [SDS] 
(mM) 
linker kapp ([M-1·s-1)[b] ×10-
5 
1 ON-4/ON-2/Cu2+ 8 C6 129[c] 
2 ON-4/ON-2/Cu2+ - C6 7.93[c] 
3 3’-coupled ON-1/ON-2 8 C6   3.0 ± 0.45 
4 5’-coupled ON-1/ON-2 8 C6 0.32 ± 0.03 
5 3’-coupled ON-1/ON-2 8 C3   6.8 ± 0.50 
6 5’-coupled ON-1/ON-2 8 C3       0.77 ± 0.02 
7 3’-coupled ON-1/ON-3 8 C6 0.59[c] 
8 3’-coupled ON-1/ON-2 - C6 5.55[c] 
9 3’-coupled ON-1/ON-2 5 C6 4.20[c] 



























system was  tested  also  in  this  transformation  (Scheme 6, b).  The procedure  for 
assembling  the  catalytic  system was  similar  to what  previously  described  (vide 
supra). The 2‐acyl‐imidazole (4f) was chosen as a benchmark substrate and the 5‐
methoxy  indole  (7)  as  nucleophile  since  the  most  dramatic  effect  of  rate 
acceleration  was  found  for  this  combination  substrate/nucleophile.  Fixed 
concentrations  in copper  (0.015 mM), SDS  (8mM), substrate  ((4f), 0.01 mM) and 





























entry oligonucleotide [SDS]/mM linker kapp/[M-1·s-1] ×10-2
1 3’-coupled ON-5 /ON-6 8 C6 2.38 ± 0.26 
2 5’-coupled ON-5 /ON-6 8 C6 1.65 ± 0.25 
3 5’-coupled ON-5 /ON-8 8 C6 2.45 ± 0.02 
   4[c]  3’-coupled ON-5 / ON-7 8 C6 0.066[b] 
   5[d]  5’-coupled ON-5 / ON-6 - C6          24 ± 4.6 
[a] Conditions: MOPS buffer, 20 mM, pH = 6; [Cu2+] = 0.015 mM; [4f] = 0.01 mM, [7] = 1.2 mM; results 
correspond  to  the  average of  at  least  two  experiments unless noted otherwise.  [b] Result  from  a 
single experiment. [c] [7] = 7.2 mM. [d] [7] = 0.053 mM 
 
Unfortunately,  we  did  not  observe  significant  differences  in  the  kapp  value 
depending on the location of the catalyst with respect to the micellar surface and 













Nile Red has been  found  to exhibit a  really  sensitive  response  to changes  in  the 
microenvironment  in  the  surfactant  aggregates.[41]  Therefore,  it  can  be  used  to 
detect  the  micelle  formation  of  surfactants  in  aqueous  solution.[41,42]  This 
hydrophobic  probe  contains  both  electron  donor  (dialkylamino)  and  acceptor 
(carbonyl oxygen) groups within  its molecule. While  in  its ground state  it has  low 
polarity, in the excited state the molecule undergoes an intramolecular transfer of 
an electron from the donor to the acceptor group, which is accompanied by a twist 
between  the  donor  and  the  acceptor moieties  in  two  perpendicular  parts.  This 
twisted  intramolecular charge  transfer  (TICT) process gives  to  the excited state a 
highly polar character with a  large dipole stabilized  in more polar solvents. With 
increasing  solvent  polarity,  the  probe  shows  a  large  bathochromic  absorbance 
shift;  this  leads  to a  sensitive  response  to  the  change of  the microenvironment, 
making  it  possible  to  excite  the  probe  molecules  selectively  in  different 




amphiphiles.  If  there  is no aggregation of  the  surfactant molecules,  for example 
when  the  concentrations  of  surfactant molecule  are  below  the  critical micelle 
concentration  (CMC) or  in a  solvent  in which  surfactant molecules are  randomly 
mixed,[43] no excitation‐dependent emission is found. 
The value of cmc measured for the oligonucleotide ON‐2 (1.65 mM) was close to 






in  the mM  range  (8.3 mM),[44] an  interaction between  the aggregate  formed by 
SDS  at  a  concentration  higher  than  its  cmc  and  the  oligo‐ON‐2,  present  as  a 
monomer  in  solution,  that  is,  at  a  concentration  lower  than  its  cmc, would  be 
likely. Moreover,  to  confirm  the  interaction  between  the  two  components  (SDS 
and  ON‐2),  the  excitation‐dependent  fluorescence  of  Nile  Red  probe  was 
measured  in  the presence of both SDS  (at a  fixed concentration of 8 mM, under 
reaction  conditions)  and  increasing  concentration of oligonucleotide ON‐2  (0.1  ‐ 
3.5 mM) (Figure 7). In the graph it is shown that an excitation dependent behavior 
exists. 
Increasing  the  concentrations  (0.1  ‐ 3.5 mM) of  the ON‐2  to  the  SDS  solution 
causes  a  progressive  change  in  the  overall  polarity  of  the  environment:  an 
increase in polarity (increase in NR λmax) was observed at 520 nm; at these high 
excitation wavelengths NR molecules  located  in proximity of the aqueous shell 
are  selectively  excited.  Upon  addition  of  the  oligo  ON‐2,  at  490  nm  (which 
refers mainly to the molecule  located  in the hydrophobic core), changes  in NR 
λmax were observed which are not significant. 
Figure  7.  Excitation  dependent  behaviour  of  the  fluorescent  probe  Nile  Red  in  the 
presence of SDS‐ON‐2. 
 





The  changes  in  the  polarity  of  the  environment  are  more  pronounced  at  the 








Early attempts were directed  to  combine  the high enantioselectivity achieved 
with  DNA‐based  asymmetric  catalysis  with  the  rate  acceleration  due  to  the 
presence  of  micellar  aggregates.  Secondly,  the  self‐assembly  of  a  micellar 
catalytic  system where DNA  acted  as  tool  to  position  the  catalyst  differently 
with  respect  to  the  micellar  surface  and  thus  to  tune  the  reactivity,  was 
presented.  The  differences  in  rate  detected  by  positioning  of  the  catalyst  in 
proximity of the micellar surface or further away from  it, are small for the CuII‐
catalyzed  Friedel‐Crafts  reaction  but  significant  for  the  Diels‐Alder  reaction. 
However, further optimization of the system is required in order to achieve the 
ultimate  goal  which  is  the  construction  of  a  system  where  two  different 
catalysts can be anchored  to  the micelle  (one on  the surface and  the other  in 









6.5 Experimental Section 
General remarks: 
All  the  substrates  were  synthesized  following  published  procedures;[45]  5‐
methoxyindole (7), SDS and Cu(NO3)2 were purchased from Sigma‐Aldrich and used 
without  further  purification.  Cyclopentadiene  (2)  was  freshly  distilled  from  its 
dimer prior to use. Nile Red was obtained from ACROS. Synthetic oligonucleotides 
were  obtained  from  BioTez  GmbH  (Berlin,  Germany).  Enantiomeric  excess 
determination  was  performed  by  HPLC  analysis  using  UV  detection  (Daicel‐





done  on  a  Voyager‐DE  Pro  apparatus.  (Matrix:  20  μL  of  a  solution  of  2,4,6‐
Trihydroxyacetophenone  0.5 M  in  ethanol  +  10  μL  of  a  solution  of  ammonium 
citrate dibasic 0.1 M in Milli Q water + 2 μL sample solution in Milli Q water). 
 
Physical methods, general remarks: 
The UV/Vis absorption spectra were measured on JASCO V‐560 and JASCO V‐570 






normal  fit and  those were plotted against  the excitation wavelength.[46] The cmc 
was  determined  using  a  drop‐volume  tensiometer  device  (LAUDA‐TVT1)  or 
fluorescent probe technique (Nile Red). In this case a 2.5 mM 9‐diethylamino‐5H‐
benzo[a]phenoxazine‐5‐one  (C20H18N2O2)  (Nile Red)  stock  solution was made  in 
ethanol  and  diluted  2000‐fold  in  the  surfactant  systems.  The  concentration  of 











the  absorption was  followed  for  the  first  15%  of  substrate  conversion.  For  the 














in which d(A4)/dt  is  the  slope of  the decrease of absorption  in  time, d  the path 
length of  the cuvette  (1 cm) and Δε  the difference  in molar absorptivities of  the 
substrate and the product (determined separately) and [4f]0 is the initial substrate 
concentration.  Apparent  second‐order  rate  constants  were  then  deduced  by 
dividing by the concentration of nucleophile. 
 
Synthesis of bipyridine-DNA conjugates, representative procedure: 
250 μL of a stock solution of amino modified‐oligonucleotide (200 μM in H2O) was 
mixed  with  200  μl  of  phosphate  buffer  (200  mM,  pH  =  7.2)  and  50  μL  of 
dimethylformamide.  To  this  solution,  100  μL  of  a  stock  solution  of  N‐hydroxy‐
succinimide  2,2’‐bipyridine‐5‐carboxylate  (20 mg/mL  in  dimethylformamide) was 
added  in  fractions  of  25  μL  over  a  period  of  4  h with  continuous  shaking.  The 
mixture  was  shaken  overnight  and  the  coupled  product  was  purified  by  size 





while  shaking.  The  concentration  was  calculated  using  the  Nanodrop  ND‐1000 
from  Thermo  Scientific  or  by  UV  using  the  following  formula  to  calculate  the 
extinction coefficient:  





Diels-Alder reaction on 0.04 μmol scale: 





of  a  50 mM  SDS  solution  in MOPS  buffer  (final  SDS  concentration  8 mM) were 
added  and  the  solution  was  warmed  up  to  25  °C  for  15 min.  To  the  catalyst 
solution  was  added  3  μL  of  a  stock  solution  100 mM  of  aza‐chalcone  (1a)  in 
acetonitrile  to  a  final  concentration  of  1 mM.  The  reaction was  started  by  the 
addition of 0.8 μL (9.8 μmol) of cyclopentadiene (2). After one day, the sample was 
diluted with ethyl acetate (3 × 1 mL), filtered over Na2SO4 and after removal of the 
solvent  the  product  was  analyzed  by  HPLC  (Daicel  chiralcel‐ODH  column,  n‐
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Preparation samples for kinetic experiments: 







solution  of  aza‐chalcone  (1a)  in  acetonitrile  (4.78 mM,  0.03 mM  final  concen‐






Friedel-Crafts reaction: 0.066 μmol of the bpy‐conjugate and of the  lipid chain‐







conc). The  reaction was  started by  the addition of 3  μL of a  stock  solution of 5‐
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